














Abstract: Microalgae are microorganisms with  the  capacity  to contribute  to  the  sustainable and 




evaluate  the  biostimulant  potential.  Several  biomass  processes  were  studied,  such  as 
centrifugation,  ultrasonication  and  enzymatic  hydrolysis,  as well  as  the  final  concentration  of 
microalgal  extracts  to determine  their  influence  in  the  biostimulant  activity  of  the  Scenedesmus 
biomass. The results showed an increase of 40% on the germination index when using the biomass 
at  0.1  g/L, without  any pre‐treatment.  For  auxin‐like  activity,  the  best  results  (up  to  60% with 
respect  to  control)  were  obtained  at  0.5  g/L  of  biomass  extract,  after  a  combination  of  cell 
disruption, enzymatic hydrolysis and centrifugation. For cytokinin‐like activity, the best results (up 
to  187.5%  with  respect  to  control)  were  achieved  without  cell  disruption,  after  enzymatic 
hydrolysis and centrifugation at a biomass extract concentration of 2 g/L. 




Wastewater  remediation by microalgae  is widely described as an  efficient nutrient  removal, 
cost‐effective  and  sustainable  process, which  avoids  secondary  pollution  by  using  the  biomass 
produced for different applications such as biofuels, bioplastics, biofertilizers and including animal 
feed and aquaculture [1–7]. This strategy is a win–win process that benefits both parts because (i) 
wastewater  treatment with microalgae has  lower energy demand, GHG emissions and costs  than 
conventional  systems, whereas  (ii)  the  utilization  of wastewater  as  nutrients  source  allows  the 
reduction of microalgae biomass production cost below 5 €/kg  [6,8]. To minimize  the microalgae 




oxygenation  by  the microalgae  thus  providing  the  required  oxygen  for  bacteria  to  degrade  the 
organic matter, the assimilation of nutrients into the biomass, and the efficient removal of pathogens 
due  to high UV  radiation and dissolved oxygen concentrations achieved by  these systems  [9,10]. 





as useful  to  solve  important problems  such  as  scarcity of water  and water pollution, while  also 
contributing to the enhancement of healthy and sustainable food production if microalgae biomass 
is used to improve the sustainability of farming activities. 
Food production  through  agriculture has been  continuously  increasing  in order  to  feed  the 
growing  world  population.  However,  the  current  practices  have  followed  a  tendency  of 
intensification, relying mainly on the use of chemical fertilizers. The majority of these fertilizers are 
based  in  finite mineral  resources, and can be  toxic, damaging  the biosphere and causing various 
human diseases through food and water contamination [12,13]. 
Currently,  consumers  are  increasingly  appreciating  the  production  of  high  quality,  healthy 
fruits and vegetables, especially when they are obtained with minimal impact on the environment 
[14].  New  approaches,  such  as  the  application  of  natural  products  in  agriculture,  have  been 
proposed not only to improve the productivity and quality of crops and crop‐derived products, but 
also  increase  the  sustainability  of  agricultural  production,  avoiding  further  environmental 
degradation (e.g., eutrophication, soil infertility and biodiversity loss) [15,16]. 








and  ethylene)  [18,23,24].  The  plant  growth  induced  by  biostimulants  can  be  associated with  an 
increase of amino acids and enhanced protein biosynthesis [25]. According to Górka et al. (2016) [26], 
the algae hormones seem to be the most essential for enhancing the growth and development of crop 







the  utilization  of materials  from wastewaters  for  biofertilizer  products. However,  the  obtained 









activity  of  the  obtained  biomass  was  evaluated  through  different  bioassays,  including  the 
determination of germination  index  (gibberellin‐like effect),  root  induction  (auxin‐like effect) and 























on  this work up  to  four different methodologies were  essayed  to  identify  three main  effects:  (i) 
germination index of watercress seeds (gibberellin‐like effect), (ii) evaluation of the auxin‐effect of 
microalgae  extracts  by  using  mung  bean  and  cucumber  seeds  and  (iii)  determination  of  the 
cytokinin‐like effect with cucumber seeds (Table 1), whereas Table 2 provides a statistical analysis of 
the above mentioned factors. These four bioassays were done with eight extracts (T1–T8) obtained 
from  the  fresh  microalgal  biomass  of  Scenedesmus  obliquus  by  applying  different  downstream 




Figure  1.  Downstream  processing  of  the wet microalgal  biomass  (cell  rupture  by  ultrasounds, 
enzymatic hydrolysis and centrifugation). For each  treatment different concentrations were  tested 
(0.1, 0.5 and 2 g/L depending on the bioassay). 





than  100%  are  considered  to  have  biostimulant  activity.  The  highest GI was  achieved with  the 
treatment 1 (T1), which corresponds to the initial microalgal biomass, without the application of any 
pre‐treatment, neither cell disruption, enzymatic hydrolysis nor centrifugation, and at  the  lowest 
concentration  tested, 0.1 g/L  (Table  1). In  this condition,  it was observed a GI of 139.1%, which  is 
almost  40%  higher  than  that  obtained with  distilled water  (control).  This  result  highlights  the 






These  results  could demonstrate  the  presence  of molecules with  biological  activity  such  as 
gibberellins, which are a group of plant hormones  that play an  important role  in  the  initiation of 
seed germination and  stem elongation  [32,33]. As  it  is  shown  in Table 1,  the higher germination 
indexes of watercress seeds were obtained for treatments without hydrolyzing the biomass, that is 
T1 and T2  (undisrupted biomass) and T5 and T6  (disrupted biomass). The use of  the hydrolyzed 
biomass as raw material (T3, T4, T7 and T8), germination indexes below 100% were obtained in all 
cases, which demonstrated  a  certain  inhibitory  effect  on  the  germination  of  the  seeds when  the 
hydrolysate from the microalgal biomass were used as substrate. 
The enzymatic hydrolysis was performed in order to evaluate the potential of the hydrolysates 
from  Scenedesmus  obliquus  as  raw material  for  the  production  of  biostimulants  as  this  treatment 
increases the concentration of amino acids and polyamines directly related with  the plant growth 
development.  These  biomolecules  are  in  charge  of  the  initiation  of  defensive  responses  and  of 
growth  regulation  at micromolar  concentrations,  respectively  [32]. As  it was mentioned  before, 





increase  the concentration of both compounds  leading  to an  inhibition of  the  seeds growth. This 
inhibitory effect observed on seed growth with the increase of the extract concentration was already 
described on Triticum aestivum var. Pusa Gold, and  it could be due  to  the presence of some plant 
regulators  that  caused  an  inhibitory  effect  on  the  growth  of  the  watercress  seeds  when  these 
compounds  exceed  a  certain optimal  concentration  [34].  It  is well known  that  the  effect of  algal 
extract on the plant growth depends on factors, such as dose, method and time of application, and 
selected cultivar [35]. According to Davies, (2004) [36] and Tarakhovskaya et al. (2007) [32] special 
attention  should  be  paid  to  the  phytohormones, which  are  bioactive  compounds  that  influence 
physiological process in plants at low concentrations and can inhibit at higher concentration. Only a 
few research works have been published about the use of microalgae as biostimulant products for 
agriculture,  sometimes  using  different  methodologies.  For  example,  Ennis  et  al.  (2017)  [37] 
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Table  1. Results  of  the  four  bioassays  applied  on  the microalgal  biomass  from  Scenedesmus obliquus  for  the  eight  treatments  (T1–T8)  tested  at  two different 













0.1 g/L  0.5 g/L  0.5 g/L  2 g/L  0.5 g/L  2 g/L  0.5 g/L  2 g/L 
Commercial  93.1 ± 2.8  102.1 ± 3.2    94.3 ± 13.1    125.8 ± 12.1    92.9 ± 13.1 
T 1  139.1 ± 1.9  118.9 ± 3.2  137.7 ± 3.3  109.4 ± 26.7  130.6 ± 21.3  122.6 ± 21.9  58.8 ± 8.9  68.7 ± 9.9 
T 2  118.8 ± 3.1  108.2 ± 4.5  137.7 ± 3.3  147.2 ± 27.9  134.7 ± 28.4  123.4 ± 11.6  160.9 ± 68.7  71.9 ± 11.1 
T 3  86.5 ± 5.2  88.1 ± 5.8  126.4 ± 4.3  37.7 ± 10.1  141.9 ± 4.6  123.4 ± 11.6  68.5 ± 7.3  200.3 ± 38.8 
T 4  81.1 ± 4.9  91.1 ± 6.2  113.2 ± 22.6  122.6 ± 15.1  99.2 ± 15.4  112.1 ± 10.6  89.6 ± 24.3  287.5 ± 59.2 
T 5  109.2 ± 3.2  113.1 ± 4.9  145.3 ± 11.8  164.2 ± 8.1  101.6 ± 22.7    101.6 ± 12.5  88.7 ± 29.9  70.8 ± 11.1 
T 6  121.8 ± 5.8  100.2 ± 2.3  150.9 ± 8.7  158.5 ± 9.8  122.6 ± 8.7  100.8 ± 18.3  245.1 ± 55.9  65.1 ± 21.8 
T 7  97.9 ± 6.1  84.6 ± 3.8  118.9 ± 16.9  75.5 ± 7.8  141.9 ± 4.6  127.4 ± 18.3  100.99 ± 32.5  80.8 ± 20.4 
T 8  79.3 ± 5.4  82.8 ± 4.1  167.9 ± 14.2  135.8 ± 16.9  112.1 ± 17.7  140.3 ± 14.3  93.9 ± 12.5  68.3 ± 20.1 





Response  Statistics  Algal concentration  Cell disruption  Enzymatic hydrolysis  Centrifugation  Concentration‐Enzymatic hydrolysis 
Germination index    Variation (%)  0.91  0.99  59.9  1.6  36.58 
(Lepidium sativum)  p‐value  0.7214  0.5528  0.0001  0.455  0.0003 
Root development  Variation (%)  39.94  27.12  25.1  7.8  14.19 
(Vigna radiata)  p‐value  0.027  0.1236  0.138  0.3395  0.2974 
Cotyledon root formation  Variation (%)  42.54  37.9  6.45  6.65  6.45 
(Cucumis sativus)  p‐value  0.1213  0.18  0.5746  0.5672  0.8102 
Cotyledon root expansion  Variation (%)  0.78  0.52  25.33  9.66  63.7 
(Cucumis sativus)  p‐value  0.9917  0.8966  0.3319  0.5454  0.0894 
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of phytohormones  such  as  indole‐3‐acetic  acid  (IAA), gibberellic  acid  (GA), benzyladenine  (BA), 
















time consuming,  turning  the process more sustainable. Moreover,  the root development obtained 
with the application of the above treatments are similar to those obtained with the auxin standard at 









or  the  auxin  at  0.3 mg/L.  These  algae  extracts  obtained  by  enzymatic  hydrolysis  at  the  highest 
concentration did not show auxin‐like activity and it was quite similar to the control, while the same 
extracts  diluted  to  0.5  g/L  led  to  a  root  development  of  126.4%  ±  4.3%  and  118.9%  ±  16.9%, 
respectively  for T3 and T7. A  similar effect was  reached when T1 was applied  to  the microalgal 
biomass  at  the  highest  concentration  (2  g/L;  109.4%  ±  26.7%),  while  at  0.5  g/L  this  parameter 
increased  to 137.7% ± 3.3%.  In all  these cases  the  root development  significantly  increased when 
extracts were diluted to 0.5 g/L. 
 
















Some  authors,  such  as  Niemann  and  Dörffling  (1980)  [39]  have  also  described  that  some 
bioactive compounds, like abscisic acid (ABA) produce shoot growth suppression when they act on 
their own or form an inhibitory complex with other biomolecules such as lunularic acids and other 
unidentified compounds, avoiding  the plant growth  in  the bioassays. This  fact could explain  the 
inhibitory  effect  at  higher  concentrations  (2  g/L).  Plaza  et  al.  (2018)  [33]  analyzed  the  hormone 
content of the hydrolyzed of Scenedesmus sp. and Arthrospira sp. and determined an ABA content of 
3718.3  and  1.03  ng/g  in  both  microalgae  respectively,  among  others  phytohormones  such  as 
gibberellins or salicylic acid. 
Authors such as Stirk et al. (2020) [40] determined the auxin‐like activity of different microalgae 
extracts  from  Chlorella  sp.,  Chlorella  vulgaris  and  Scenedesmus  acutus  obtained  after  different  cell 
disruption methods by applying a mung bean bioassay [41] different from the one applied in this 
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work. The  authors determined  that  some method  of  cell disruption  is necessary  to  increase  the 
extraction yield of the bioactive molecules for these microalgae species as sonication or ball mill. As 
it is shown in Figure 2, a similar result was obtained in this work for the specie Scenedesmus obliquus 
when  the mung bean root bioassay was applied as a slight  increase of  the root development was 
obtained  when  samples  were  firstly  ultrasonicated  (Treatments  5  to  8).  Bumandalai  and 




confirm  the presence of auxins  in  the microalgal extracts. As  it was stated before, auxins play an 
important role in the initiation of root formation and induction of elongation growth [32]. As it is 
shown  in Figure 3, several extracts obtained  from different  treatments significantly  increased  the 
root formation in comparison with the control, highlighting the effect of the presence of auxins in 
Scenedesmus  extracts.  The  best  results  were  achieved  for  the  biomass  after  the  treatment  by 
enzymatic hydrolysis with or without  cell disruption  (T7  and T3,  respectively) obtaining both  a 
percentage of root development of 141.9% ± 4.6% in comparison with the distilled water (control) at 
the lowest concentration tested (0.5 g/L). Similar results were obtained with T8 (with cell disruption, 
enzymatic hydrolysis and  centrifugation)  at  2 g/L  (140.3%  ±  14.3%). So,  as  it  can be observed  in 
Figure 3, the root formation obtained with these three treatments highlighted, significantly increased 
the  results  obtained when  the  auxin  standard was  used  at  1 mg/L.  Lower  percentages  of  root 
development were observed on  the  cucumber  cotyledons when more  concentrated  extracts were 
used in the same treatments (127.4% ± 18.3% and 123.4% ± 11.6% for T7 and T3 at 2 g/L, respectively). 










cotyledon  root  formation  bioassay  for  the  eight  microalgal  treatments  (T1–T8)  at  the  two 
concentration tested (0.5 and 2 g/L) and using indole‐3‐acetic acid (IBA) at 0.3, 0.7 and 1 mg/L as the 
auxin  standard.  Results  are  shown  as  mean  ±  SE  (n  =  4).  Different  letters  indicate  significant 
differences (p < 0.05) within each treatment. 
These results confirm  the potential of Scenedesmus obliquus as a biostimulant product since  in 
any  of  the  three  bioassays  applied  in  this work  it was  possible  to  demonstrate  the  presence  of 





The  cucumber  cotyledon  root expansion  test was performed  to determine  the  cytokinin‐like 
activity of the microalgal extracts obtained again from the different downstream processing (T1–T8). 
Cytokinins are a group of phytohormones that are supposed to be  in control of cell division, bud 
development  or development of  the  leaf  blade  [32].  Figure  4 depicts  the  results  of  the different 
downstream processing (T1–T8) for the two extract concentrations and compared with the standard 
curve  of  the  cytokinin  6‐benzylaminopurine  (BAP),  which  was  tested  at  three  different 
concentrations  0.3,  0.7  and  1 mg/L.  The microalgal  extracts  from  Scenedesmus  obliquus  grown  in 
brewery wastewater pre‐treated by T4 (without cell disruption, with EH and after centrifugation at 2 
g/L) and T6 (with cell disruption, without EH and after centrifugation at 0.5 g/L) led to the highest 









applied  this  bioassay  to  evaluate  the  eventual  presence  of  cytokinins  in  ten  different  strains  of 
microalgae and claimed a positive result in all of them, being especially significant in species such as 





Figure  4.  Cytokinin‐like  activity  of  Scenedesmus  obliquus  biomass  when  applying  the  excised 
cucumber cotyledon root expansion bioassay for the eight microalgal treatments (T1–T8) at the two 
concentration tested (0.5 and 2 g/L) and using BAP at 0.3, 0.7 and 1 mg/L as the cytokinin standard. 
Results are shown as mean ± SE  (n = 3). Different  letters  indicate significant differences  (p < 0.05) 
within each treatment. 
  











The  enzymes  used  in  the  enzymatic  hydrolysis  were  Alcalase  2.5  L  (2.5  AU‐A/g)  and 
Flavourizyme  1000  L  (1000  AU‐A/g),  both  of  them  supplied  by  Novozymes  A/S  (Bagsvaerd, 
Denmark).   
The  chemicals  used  for  analytical  methods  were  sodium  tetraborate  decahydrate, 
DL‐dithiothreitol,  phtaldialdehyde,  dodecyl  sulfate  and  DL‐serine  all  of  them  obtained  from 
Sigma‐Aldrich  (St  Louis, MO, USA). All  reagents  used  in  the  analytical  determination were  of 














Composition  7.2  29.4 ± 1.4  47.6 ± 2.8  44.0 ± 0.1  14.22 ± 0.08  295.7 ± 0.0 
3.2. Microalgae Cultivation 
The  microalga  cultivation  was  done  as  described  by  Ferreira  et  al.  (2019)  [5].  The 
photobioreactors  (PBRs)  used were  cylindrical  bubble  column, with  14  cm diameter  and  40  cm 
height. They were operated in batch mode with a working volume of 4 L. Agitation was provided 
through air injection at a flow rate of 0.1 vvm (L L−1 min−1). The cultures were maintained at room 




The  influence  of  different  downstream  processing  strategies  into  the  bioactivity  of  the 
microalgal  biomass  was  studied.  A  complete  factorial  experimental  design  was  performed 
considering  three main  steps:  cell disruption by ultrasounds, enzymatic hydrolysis at previously 
optimized conditions, and centrifugation of the resulting sludge to remove waste biomass from the 




was  first  subjected  to  a  cell  disruption  pre‐treatment  by  ultrasonication.  After  that,  both  the 
disrupted  and  the  undisrupted  biomass  were  used  as  raw  material  of  another  treatment  by 
enzymatic hydrolysis, and finally, the effect of the centrifugation of the extracts thus obtained was 
studied.  The microalgal  extracts  obtained  by  each way  of  treatment were  diluted  to  0.1–2  g/L 
depending on the bioassay (0.1 and 0.5 g/L for germination index, and 0.5 and 2 g/L for the rest of 
bioassays carried out in this work). 
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100 mL was placed  in  a  500 mL  beaker, with  a  0.6  kW ultrasonic processor  (UP  400S, Hielsher 
Ultrasonics, Germany)  operating  at  24  kHz with  a  flux  cell  FC22K,  allowing  the material  to  be 
sonicated  in  continuous  flow mode;  the ultrasonic processor has  variable power  output  control, 
which was set at 70% during experiments for 40 min. The sample passed through tubes in the central 










the medium  leading  to a decrease of  the pH, which was  compensated by adding NaOH 1 M  to 
maintain  the pH at 8. After  two hours of  the beginning of  the  reaction, pH was  lowered  to 7 by 

















The  biostimulant  activity  of  the  microalgal  extracts  was  determined  by  measuring  the 
germination index of Lepidium sativum, L. seeds according to the method described by Zucconi et al. 
(1981)  [47].  So,  for  each  treatment,  50 mL  of  the  homogenized  biomass  solution with  an  initial 
concentration of 77 g/L of dry biomass with different downstream processing was  transferred  to 
Erlenmeyer flasks of 100 mL and incubated at 30 °C for 2 h with magnetic stirrer at 300 rpm  in a 
heating magnetic  stirrer  (Multimix Heat D, Ovan,  Spain). Resulting  extracts were  collected  and 
diluted to 0.5 and 0.1 g/L to carry out bioassays in order to quantify the germination index of the 






dishes  and  then  treated with  2 mL of distilled water  (control)  and  the  extracts  resulting of  each 
















mm)  were  counted  on  each  hypocotyl.  The  number  is  directly  proportional  to  the  auxin 
concentration within  the  assay  range.  The mean  number  of  roots,  derived  from  each  vial, was 






placed  in plastic  trays with 0.7% agar solidified Knop nutrient medium  that consist of 0.8 g/L of 





dish)  containing  filter paper moistened with  3 mL distilled water  (negative  control),  commercial 







the Section 3.8.3.  (incubator at 24 °C  for 3–5 days  in darkness). After  the  incubation period of  the 
cucumber  seeds,  five uniform cotyledons were  transferred  to Petri dishes of 60 mm  in diameter, 
which contained  the wet  filter paper with 3 mL of distilled water  (negative control), commercial 
algae  product  (positive  control)  and  algal  suspension  obtained  by  each  treatment  at  a  final 
concentration of  0.5  and  2 g/L. There  should be  four  replicates  (petri dishes) per  treatment. The 
weight of the control and the four replicated was measured and evaluated using a standard curve 
for  comparison  made  by  a  logarithmic  concentration  range  of  a  specific  cytokinin 
(6‐Benzylaminopurine, BAP). 
3.9. Statistical Analyses 









microalgal  biomass  as  a  biostimulant.  It  should  be  highlighted  the  140%  obtained  for  the 
Germination Index (GI; control = 100%) by T1 treatment—without any treatment (centrifugation, cell 
disruption  nor  enzymatic  hydrolysis),  at  0.1  g/L  concentration.  For  auxin‐like mung  bean  root 




expansion  were  achieved  by  T4  (without  cell  disruption,  with  enzymatic  hydrolysis  and 
centrifugation at 2 g/L; 287.5%), followed by T6 (with cell disruption, without enzymatic hydrolysis 
and with centrifugation) at 0.5 g/L (245%). 






These  results clearly demonstrated  the potential of  the S. obliquus, after being cultivated and 
removing the nutrients from the brewery wastewater, to be used in a more sustainable agriculture, 
avoiding  the use of chemicals, saving energy and GHG emissions. Nevertheless,  large research  is 





toxicity and pathogens  in order  to access  the  impact of  the biostimulant product developed on a 
sustainable and healthy agricultural practice. 
The wastewater  treatment‐based microalgae  and  further  use  of  the  biomass  on  sustainable 
agriculture should be implemented in the near future in a circular bioeconomy platform. 
Author Contributions: All authors have  contributed  to  the manuscript. Research design was performed by 
E.N.‐L., L.G. and F.G.A.; Methodology by F.G.A., L.G. and E.N.‐L.; A.F. produced the microalgae biomass by 
treating brewery wastewater; Biostimulants  trials were done by A.R.‐N., E.N.‐R. and L.G.; Data analyses by 
E.N.‐L.,  L.G.  and  F.G.A.; Written‐original  draft  by  L.G.,  E.N.‐L.  and  F.G.A.; Written‐review,  editing  and 
approved by all authors. All authors have read and agreed to the published version of the manuscript. 
Funding: The authors would  like  to acknowledge  the  following European projects: ERANETLAC/0001/2014 
(ELAC2014/BEE0357) GREENBIOREFINERY – Processing of brewery wastes with microalgae  for producing 
valuable  compounds.  COST  Action  1408‐EUALGAE‐European  network  for  algal‐bio‐products;  SABANA 
project ‐funding from the European Union’s Horizon 2020 Research and Innovation program under the Grant 
Agreement No. 727874; ALGAVALOR ‐ MicroALGAs: produção integrada e VALORização da biomassa e das 
suas diversas aplicações,  from  the Portugal 2020 program  (grant agreement nº POCI‐01‐0247‐FEDER‐035234; 
LISBOA‐01‐0247‐FEDER‐035234; ALG‐01‐0247‐FEDER‐035234); GreenCoLab—Green Ocean Technologies and 
Products Collaborative Laboratory, n.º ALG‐05‐3559‐FSE‐000010, Algarve 2020 Operational Regional Program, 







dynamics  of  microalgae  population  structure  and  process  performance  during  piggery  wastewater 
treatment in algal‐bacterial photobioreactors. Bioresour. Technol. 2018, 248, 120–126. 
2. Posadas, E.; Alcántara, C.; García‐Encina, P.A.; Gouveia, L.; Guieysse, B.; Norvill, Z.; Acién, F.G.; Markou, 










bioactive  compounds,  biofuels  and  biofertilizers—aiming  a  circular  bioeconomy.  Biofuels,  Bioprod. 
Biorefining 2019, 13, 1169–1186. 
6. Acién,  F.G.;  Gómez‐Serrano,  C.;  Morales‐Amaral,  M.M.;  Fernández‐Sevilla,  J.M.;  Molina‐Grima,  E. 
Wastewater  treatment using microalgae: How  realistic  a  contribution might  it  be  to  significant urban 
wastewater treatment? Appl. Microbiol. Biotechnol. 2016, 100, 9013–9022. 
7. Batista, A.P.; Ambrosano, L.; Graça, S.; Sousa, C.; Marques, P.A.S.S.; Ribeiro, B.; Botrel, E.P.; Castro Neto, 
P.; Gouveia, L. Combining urban wastewater  treatment with  biohydrogen production—An  integrated 
microalgae‐based approach. Bioresour. Technol. 2015, 184, 230–235. 
8. Cuellar‐Bermudez,  S.P.;  Aleman‐Nava,  G.S.;  Chandra,  R.;  Garcia‐Perez,  J.S.;  Contreras‐Angulo,  J.R.; 
Markou,  G.; Muylaert,  K.;  Rittmann,  B.E.;  Parra‐Saldivar,  R.  Nutrients  utilization  and  contaminants 
removal. A review of two approaches of algae and cyanobacteria in wastewater. Algal Res. 2017, 24, 438–
449. 














14. Losasso,  C.;  Cibin,  V.;  Cappa,  V.;  Roccato, A.;  Vanzo, A.; Andrighetto,  I.;  Ricci, A.  Food  safety  and 
nutrition : Improving consumer behaviour. Food Control 2012, 26, 252–258. 
15. Garcia‐Gonzalez,  J.;  Sommerfeld,  M.  Biofertilizer  and  biostimulant  properties  of  the  microalga 
Acutodesmus dimorphus. J. Appl. Phycol. 2016, 28, 1051–1061. 
16. Calvo, P.; Nelson, L.; Kloepper, J.W. Agricultural uses of plant biostimulants. Plant Soil 2014, 383, 3–41. 
17. Chojnacka,  K.  Innovative  Natural  Plant  Growth  Biostimulants.  In  Advances  In  fertilizer  technology  II, 
Studium Press LLC: Houston, TX, USA; 2014; pp. 451–489. 
18. Khan, W.; Rayirath, U.P.;  Subramanian,  S.;  Jithesh, M.N.; Rayorath, P.; Hodges, D.M.; Critchley, A.T.; 








22. Michalak,  I.;  Chojnacka,  K.;  Saeid,  A.  Plant  Growth  Biostimulants,  Dietary  Feed  Supplements  and 
Cosmetics Formulated with Supercritical CO2 Algal Extracts. Mol. 2017, 22, 66. 




25. Bulgari,  R.;  Cocetta, G.;  Trivellini, A.; Vernieri,  P.;  Ferrante, A.  Biostimulants  and  crop  responses: A 
review. Biol. Agric. Hortic. 2015, 31, 1–17. 












31. Romero García,  J.M.; Acién Fernández, F.G.; Fernández Sevilla,  J.M. Development of a process  for  the 




Molecules 2020, 25, 664  17  of  17 
 





35. Carvalho, M.E.A.;  Castro,  P.R.  de  C.  e;  Gallo,  L.A.;  Junior, M.V.  de  C.F.  Seaweed  extracts  provides 
development and production of wheat. Dourados 2014, 7, 166–170. 
36. Davies,  P.J.  Plant Hormones.Biosynthesis,  Signal  Transduction, Action!;  Springer: Cham,  Switzerland; 
2004. 
37. Ennis, C.J.; Clarke,  J.; Neate, K.; Cerejeira,  J.; Tull, L. Hydrothermal extraction of microalgae  fatty acid 
Influences hydrochar phytotoxicity. Front. Environ. Sci. 2017, 5, 1–8. 
38. Amin, G.H.; Al‐Gendy, A.A.; Yassin, M.E.‐A.; Abdel‐Motteleb, A. Effect of Spirulina Platensis extract on 
growth, phenolic  compounds  and  antioxidant  activities of  Sisymbrium  Irio  callus  and  cell  suspension 
cultures. Aust. J. Basic Appl. Sci. 2009, 3, 2097–2110. 








43. Stirk, W.A.; Ördög, V.; Van Staden,  J.;  Jäger, K. Cytokinin‐ and auxin‐like activity  in Cyanophyta and 
microalgae. J. Appl. Phycol. 2002, 14, 215–221. 
44. Barone, V.;  Puglisi,  I.;  Fragalà,  F.;  Lo  Piero, A.R.; Giuffrida,  F.;  Baglieri, A. Novel  bioprocess  for  the 
cultivation of microalgae in hydroponic growing system of tomato plants. J. Appl. Phycol. 2019, 31, 465–470. 
45. González  López, C.V.; García, M.  del  C.C.;  Fernández,  F.G.A.;  Bustos,  C.S.;  Chisti,  Y.;  Sevilla,  J.M.F. 
Protein measurements of microalgal and cyanobacterial biomass. Bioresour. Technol. 2010, 101, 7587–7591. 
46. Nielsen, P.M., Petersen, D., Dambmann, C.  Improved method  for determining  food protein degree of 
hydrolysis. J. Food Sci. 2001, 66, 642–646. 
47. Zucconi, F.; Forte, M.; Monaco, A.; De Bertoldi, M. BioCycle. 1981, pp. 27–29. 
48. Zhao, Z.R.; Wu, Z.L.; Huang, G.Q.; Li, G.R. An improved disk bioassay for determining activities of plant 
growth regulators. J. Plant. Growth Regul. 1992, 11, 209. 
 
© 2020 by the authors. Licensee MDPI, Basel, Switzerland. This article is an open access 
article distributed under the terms and conditions of the Creative Commons Attribution 
(CC BY) license (http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/). 
 
